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Zusammenfassung 
Hantavirus-Infektionen sind in Deutschland seit etwa 25 Jahren bekannt. Die durchschnittliche 
Antikörperprävalenz in der Bevölkerung liegt bei ca. 1 bis 2%. Nach Einführung der Meldepflicht im 
Jahr 2001 sind jährlich durchschnittlich etwa 70 bis 240 Fälle gemeldet worden. Im Jahr 2005 und 
insbesondere im Jahr 2007 ist jedoch ein deutlicher Anstieg der Zahl der gemeldeten Fälle registriert 
worden. Die am meisten betroffenen Regionen lagen in den Bundesländern Baden-Württemberg, Bayern, 
Nordrhein-Westfalen und Niedersachsen. Im Gegensatz zur gut dokumentierten Situation beim 
Menschen ist die Kenntnis der geografischen Verbreitung und Häufigkeit von Hantavirus-Infektionen in 
den Nagetier-Reservoiren und deren Schwankungen sehr begrenzt. Aus diesem Grund wurde in 
Deutschland das Netzwerk „Nagetier-übertragene Pathogene“ etabliert, das interdisziplinäre 
Untersuchungen zur Nagetier-Populationsdynamik, Prävalenz und Evolution von Hantaviren und 
anderen Nagetier-assoziierten Zoonoseerregern und den zugrunde liegenden Mechanismen sowie deren 
Auswirkungen auf die Häufigkeit humaner Infektionen erlaubt. Ein Monitoring von Hantaviren in 
Nagetieren wurde in Endemiegebieten (Baden-Württemberg, Bayern, Nordrhein-Westfalen, 
Niedersachsen) und Regionen mit einer geringen Zahl humaner Fälle (Mecklenburg-Vorpommern, 
Brandenburg, Sachsen, Sachsen-Anhalt, Thüringen, Schleswig-Holstein, Hessen, Rheinland-Pfalz) 
initiiert. Insgesamt wurde eine breite geographische Verbreitung des Puumalavirus (PUUV) in 
Rötelmäusen und des Tulavirus in Microtus-Mäusen dokumentiert. Dobrava-Belgrad-Virus-positive 
Apodemus-Mäuse wurden bisher ausschließlich in Brandenburg, Mecklenburg-Vorpommern und 
Niedersachsen gefunden. In den Hantavirus-Ausbruchsgebieten in Baden-Württemberg, Bayern, 
Nordrhein-Westfalen und Niedersachsen wurde bei Rötelmäusen eine hohe PUUV-Prävalenz beobachtet. 
Initiale Longitudinalstudien in Nordrhein-Westfalen (Stadt Köln), Bayern (Niederbayern) und 
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Niedersachsen (ländliche Region bei Osnabrück) zeigten ein stabiles Vorkommen des PUUV in den 
Rötelmaus-Populationen. Neben den Untersuchungen zu Hantaviren ist auch mit Studien zum 
Vorkommen von anderen Nagetier-assoziierten Zoonoseerregern begonnen worden. Die begonnenen 
Longitudinalstudien werden Schlussfolgerungen zur Evolution von Hantaviren und anderen Nagetier-
assoziierten Erregern und zu Veränderungen in deren Häufigkeit und Verbreitung ermöglichen. Diese 
Untersuchungen werden zukünftig eine verbesserte Risikoabschätzung für die Gefährdung der 
Bevölkerung ermöglichen, die auch die möglichen zukünftigen Klimawandel-bedingten Veränderungen 
in der Epidemiologie Nagetier-assoziierter Zoonoseerreger berücksichtigt. 
1. Humane Hantavirus-Infektionen in Deutschland 
Humane Hantavirus-Infektionen sind in Deutschland erstmals in den 1980er Jahren berichtet worden 
(Antoniades et al., 1985; Zeier et al., 1986). Diese Infektionen können zu einer fiebrigen Erkrankung mit 
Nierenfunktionsstörungen führen, die als Hämorrhagisches Fieber mit renalem Syndrom (HFRS) 
bezeichnet wird. Die meisten Fälle des HFRS in Deutschland werden durch das Puumalavirus (PUUV) 
hervorgerufen. Diese Erkrankungen zeigen meist eher milde und moderate Verläufe und werden als 
Nephropathia epidemica bezeichnet. Häufig verlaufen die Infektionen mit einer Grippe-ähnlichen 
Symptomatik und werden deshalb wahrscheinlich oft nicht als Hantavirus-Infektion diagnostiziert 
(Ulrich et al., 2004).  
Die geografische Verbreitung und Häufigkeit von humanen Hantavirus-Infektionen ist durch große 
seroepidemiologische Studien und die Meldung von klinischen Fällen seit Einführung des Gesetzes zur 
Verhütung und Bekämpfung von Infektionskrankheiten beim Menschen (Infektionsschutzgesetz, IfSG) 
im Jahr 2001 gut belegt. So wurde bei einer Studie an ca. 13.000 Seren von Bewohnern verschiedener 
geographischer Regionen Deutschlands eine durchschnittliche Seroprävalenz von 1,7% gefunden (Zöller 
et al., 1995). Endemiegebiete für Hantavirus-Infektionen sind bereits seit vielen Jahren in Baden-
Württemberg (Schwäbische Alb), Bayern (Unterfranken), Niedersachsen und Nordrhein-Westfalen 
bekannt (Pilaski et al., 1991; Zöller et al., 1995). Bei Personengruppen, die wegen ihres Berufes oder 
ihres Wohnortes in Endemiegebieten einer erhöhten Expositionsgefährdung ausgesetzt sind, wurden 
höhere Antikörperprävalenzen mit bis zu 10% gefunden (Zöller et al., 1995; Kimmig et al., 2001; Rieger 
et al., 2005; unsere unveröffentlichten Daten). Seit Einführung der Meldepflicht am 1. Januar 2001 
wurden in Deutschland insgesamt 3.225 Fälle gemeldet, von denen 93% in Deutschland erworben 
worden sind (Robert Koch-Institut: SurvStat, http://www3.rki.de/SurvStat, Datenstand 19.11.2008). 
Während in den Jahren 2001 bis 2004 und im Jahr 2006 etwa 70-240 klinische Fälle registriert wurden, 
ist im Jahr 2005 und insbesondere im Jahr 2007 ein starker Anstieg der Zahl der gemeldeten Fälle auf 
447 und 1.688 verzeichnet worden. Die Mehrzahl der Fälle wurde in den Bundesländern Baden-
Württemberg, Bayern, Niedersachsen und Nordrhein-Westfalen erfasst (Tabelle 1). Die Mehrzahl der 
gemeldeten Fälle betreffen PUUV-Infektionen (2.848 von 3.225, 88,3%), während nur ein kleiner Teil 
auf Infektionen mit dem Dobrava-Belgrad-Virus (DOBV), das sehr wahrscheinlich ausschließlich in 
Nord- und Nordostdeutschland vorkommt, zurückgeführt wird (Tabelle 1). Serologische Untersuchungen 
deuteten bereits Anfang der 1990er Jahre auf das Vorkommen von humanen PUUV-Infektionen in 
Deutschland hin (Pilaski et al., 1991). Nachdem über viele Jahre nur eine PUUV-Sequenz aus einem 
Patienten aus Nordrhein-Westfalen bekannt war (Pilaski et al., 1994), wurden während des Hantavirus-
Ausbruchs in Niederbayern 2004 und während des großen Hantavirus-Ausbruchs im Jahr 2007 PUUV-
Sequenzen aus einer Reihe von Patienten aus dem Bayrischem Wald, der Schwäbischen Alb, dem 
Münsterland und dem Spessart bestimmt (Schilling et al., 2007; Hofmann et al., 2008). Nachdem auch 
bereits längere Zeit aus serologischen Untersuchungen das Vorkommen eines weiteren Hantavirus, das 
dem asiatischen Hantaanvirus näher verwandt ist, vermutet wurde (Zöller et al., 1995), konnte durch 
serologische Untersuchungen unter Verwendung des Neutralisationstests das Vorkommen von DOBV-
Infektionen in Deutschland gezeigt werden (Meisel et al., 1998; Mentel et al., 1999; Sibold et al., 2001). 
Bisher liegt jedoch nur eine kurze DOBV-Sequenz aus einem Patienten aus Nordostdeutschland vor 
(Klempa et al., 2004). Zum Vorkommen von Infektionen mit einem dritten, möglicherweise nicht oder 
nur sehr gering humanpathogenen Hantavirus, dem Tulavirus (TULV), gibt es in Deutschland bisher nur 
sehr wenige Daten. So wurde bei einem Patienten aus Brandenburg serologisch eine TULV-Infektion 
nachgewiesen (Klempa et al., 2003) und bei einer Seroprävalenzstudie in Mecklenburg-Vorpommern ein 
TULV-reaktives Serum identifiziert (Ulrich et al., 2004). 
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Tab. 1 Anzahl der gemeldeten Puumalavirus- und Dobrava-Belgrad-Virus-Fälle in Deutschland in den Jahren 
2001-2008 nach Bundesländern (entnommen aus: Robert Koch-Institut: SurvStat, 
http://www3.rki.de/SurvStat, Datenstand: 19.11.2008). 
 
HV, Hantavirus-Fälle gesamt; PUUV, Puumalavirus-Fälle; DOBV, Dobrava-Belgrad-Virus-Fälle (Eine separate 
Erfassung von Dobrava-Belgrad-Virus-Fällen erfolgt erst seit dem Jahre 2004).* die aufgeführten Zahlen 
beinhalten auch importierte Fälle. 
2. Potentielle Reservoirwirte von Hantaviren in Deutschland 
Natürliches Reservoir und Überträger von Hantaviren sind persistent infizierte Nagetiere. Obgleich die 
Infektion des Nagetier-Reservoirs für symptomlos gehalten worden ist, zeigen jüngste Studien Hinweise 
für einen negativen Einfluss der PUUV-Infektion auf die Überwinterungsrate von Rötelmäusen (Kallio et 
al., 2007). Die infizierten Nagetiere scheiden das Virus mit Urin, Kot und Speichel aus. Die Übertragung 
des Virus zwischen Nagetieren erfolgt ausschließlich horizontal und wahrscheinlich vor allem durch 
Biss. Es wird zudem angenommen, dass die Erreger vermehrt durch männliche Tiere übertragen werden 
und die Übertragung durch aggressives Sozialverhalten beeinflusst wird (Hinson et al., 2004; 
Easterbrook et al. 2007; Hannah et al., 2008). Der Hauptübertragungsweg auf den Menschen ist indirekt 
über das Einatmen von Virus-kontaminierten Aerosolen der Nagetier-Ausscheidungen. Die Annahme 
einer indirekten Übertragung wird durch Untersuchungen bestätigt, die eine hohe Stabilität der Viren 
außerhalb des Reservoirwirts gezeigt haben (Kallio et al., 2006). Nagetier-Bisse repräsentieren einen 
alternativen, aber seltenen Übertragungsweg des Virus auf den Menschen (Douron et al., 1984). In der 
Regel ist jede Hantavirus-Art mit einer Nagetier-Art oder nahe verwandten Arten einer Gattung 
assoziiert (Tabelle 2). Diese Assoziation wird durch eine Koevolution von Hantaviren und Nagetier-
Reservoiren erklärt. Neben den Nagetier-assoziierten Hantaviren stellte das Thottapalayamvirus (TPMV) 
lange Zeit das einzige Hantavirus dar, dass aus einem Nicht-Nagetier-Reservoir, nämlich der 
Moschusspitzmaus Suncus murinus, isoliert worden ist (Carey et al., 1971). In jüngster Zeit sind jedoch 
eine Reihe weiterer Spitzmaus-assoziierter Hantaviren identifiziert worden, über deren potentielle 
Bedeutung als humane Krankheitserreger bisher nichts bekannt ist (Klempa et al. 2007; Song et al. 
2007a,b ; Arai et al. 2007, 2008). 
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Tab. 2 Übersicht über die in Deutschland vorkommenden Hantaviren, deren Nagetier-Reservoire und 
Humanpathogenität. 
Reservoirwirt* 
Ordnung Familie Unterfamilie Art 
Hantavirus-Art Humanpathogenität 
Rötelmaus  
(Myodes glareolus) 
PUUV HFRS/NE Cricetidae Arvicolinae 
Feld- und Erdmaus 
(Microtus arvalis, M. 
agrestis) 
TULV HFRS** 
Brandmaus 
(Apodemus agrarius) 
DOBV-Aa HFRS 
Rodentia 
Muridae Murinae 
Wanderratte  
(Rattus norvegicus) 
SEOV HFRS (?)*** 
HFRS, Hämorrhagisches Fieber mit renalem Syndrom; NE, Nephropathia epidemica (milde Form des HFRS, 
verursacht durch PUUV); PUUV, Puumalavirus; TULV, Tulavirus; DOBV, Dobrava-Belgrad-Virus; DOBV-Aa, 
A. agrarius-assoziiertes Dobrava-Belgrad-Virus; SEOV, Seoulvirus.*Taxonomie nach Wilson und Reeder (2005). 
**bisher wurde nur von einem Patienten mit TULV-Infektion berichtet. ***trotz eines Hinweises zum Vorkommen 
des SEOV in Wanderratten bisher kein Nachweis von humanen SEOV-Infektionen.  
(Daten entnommen aus: Heiske et al., 1999; Essbauer et al., 2006, 2007a,b; Hofmann et al., 2008; Klempa et al., 
2003; Meisel et al., 1998; Mentel et al., 1999; Pilaski et al., 1991, 1994; Schilling et al., 2007; Sibold et al., 2001; 
unsere unveröffentlichten Daten.) 
 
Potentielle Hantavirus-Reservoire in Deutschland sind die Rötelmaus (Myodes glareolus, vormals 
Clethrionomys glareolus), Feldmaus (Microtus arvalis) sowie Brand- und Gelbhalsmaus (Apodemus 
agrarius und A. flavicollis; siehe Tabelle 2). Zu Beginn unserer Untersuchungen war eine PUUV-
Sequenz aus einer Rötelmaus aus Nordrhein-Westfalen und drei TULV-Sequenzen aus Feldmäusen aus 
Brandenburg bekannt (Heiske et al., 1999; Klempa et al., 2003). Der Reservoirwirt des DOBV in 
Deutschland war nicht identifiziert. Die Ähnlichkeit einer DOBV-Sequenz aus einem HFRS-Patienten 
aus Norddeutschland mit DOBV-Sequenzen aus Brandmäusen aus anderen Teilen Europas wies auf 
einen Ursprung des Virus aus der Brandmaus hin (Klempa et al., 2004). In Deutschland vorkommende 
kommensale Nager, wie Wanderratte (Rattus norvegicus) und Hausmaus (Mus musculus), Wildnager wie 
der Bisam (Ondatra zibethicus), aber auch Insektenfresser wie Spitzmäuse (Soricidae) könnten weitere 
Hantaviren beherbergen (Pilaski et al., 1991; Vahlenkamp et al., 1998; Song et al., 2007a).  
3. Das Netzwerk “Nagetier-übertragene Pathogene” in Deutschland 
Im Gegensatz zur gut dokumentierten Verbreitung von humanen Hantavirus-Infektionen gab es zum 
geografischen Vorkommen und zur Prävalenz bei Nagetier-Wirten nur wenige Untersuchungen. Darüber 
hinaus waren die Kenntnisse über die Schwankungen der Prävalenz und die Sequenzvariation der 
Hantaviren in den Nagetier-Reservoiren und die zugrundeliegenden molekularen Prozesse gering. 
Insbesondere der Einfluss von Dynamik, Übertragungs- und Migrationsprozessen in Nagetier-
Populationen und der potentielle Einfluss von mikroklimatischen und Habitatfaktoren auf diese Prozesse 
waren ebenfalls nicht bekannt. Aus diesem Grund wurde das Netzwerk “Nagetier-übertragene 
Pathogene“ initiiert, das eine Plattform für eine interdisziplinäre Zusammenarbeit von Arbeitsgruppen 
unterschiedlichster Expertise darstellt. Die beteiligten Partner beschäftigen sich mit den Nagetieren 
selbst, d.h. deren Ökologie, Paläozoologie, Populationsgenetik, geografischer Verbreitung, 
Populationsdynamik und Bekämpfung sowie assoziierten Themen wie Klimaveränderungen, oder mit 
Nagetier-assoziierten viralen, bakteriellen und parasitären Erregern, insbesondere Zoonoseerregern. 
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Während der jetzigen “deskriptiven” Phase der Arbeit des Netzwerkes bestehen die vorrangigen Ziele in 
• der Beschreibung der geografischen Verbreitung von Hantaviren und anderen Nagetier-
assoziierten Zoonoseerregern in den Reservoirwirten, 
• der Etablierung eines Monitoringprogramms für Hantaviren und andere Nagetier-assoziierte 
Erreger in Nagetier-Reservoiren, 
• der Identifizierung und Charakterisierung von Hantaviren in Ausbruchsregionen,  
• der Förderung von Studien zur Populationsdynamik von Nagern unter Einbeziehung potentieller 
Einflüsse klimatischer Faktoren und 
• der Suche nach neuen Nagetier-Viren, die mögliche Modellviren für entsprechende humane 
Erreger darstellen könnten. 
Die Nagetiere werden im Rahmen des Netzwerkes von unterschiedlichen Partnern gesammelt (Abb. 1). 
Der Aufbau eines möglichen Monitorings Nagetier-assoziierter Erreger basiert auf regelmäßigen 
Monitoringfängen verschiedener forstlicher Einrichtungen, des Julius Kühn-Instituts (JKI), des 
Niedersächsischen Landesamtes für Verbraucherschutz und Lebensmittelsicherheit (LAVES) und des 
Büsgen-Instituts (BI) der Universität Göttingen. Für die Ausbruchsuntersuchungen werden Nagetiere vor 
allem durch das Institut für Mikrobiologie der Bundeswehr (IMB), das JKI, das Bernhard-Nocht-Institut 
für Tropenmedizin (BNI) und das Friedrich-Loeffler-Institut (FLI) gefangen. Die Planung der Fänge 
erfolgt hierbei in enger Zusammenarbeit mit niedergelassenen Ärzten, lokalen und regionalen 
Gesundheitsämtern und dem RKI. Daneben unterstützen eine Reihe weiterer Institutionen und Kollegen 
das Netzwerk durch Bereitstellung von Nagetieren, so dass bisher Proben aus 12 Bundesländern in die 
Untersuchungen einbezogen werden konnten (Abb. 2A). Um eine möglichst breite Untersuchung der 
Nagetiere auf verschiedenste Zoonoseerreger zu ermöglichen, erfolgt die Sektion zentralisiert am FLI 
(bzw. IMB). Dazu werden die Nagetiere nach dem Fang zunächst bei den entsprechenden Partnern 
eingefroren und dann zum FLI (bzw. IMB) transportiert. Die Sektion und Entnahme der Organproben 
erfolgt nach einem Standardprotokoll (Abb. 3).  
Probenanalyse
(verschiedene Netzwerkpartner)
Datensammlung (FLI, IMB)
Zentralisierte Erfassung 
und Sektion der Tiere (FLI, IMB)
Berichte an Netzwerkpartner, GÄ, RKI 
Öffentlichkeitsarbeit
Erfassung der 
Populationsdynamik (JKI)
Koordinator
FLI
IMB
CMPG
JKI
Datenbank
Nagetierfänge
in Ausbruchsgebieten (JKI, LAVES, BNI, IMB, FLI) und auf Monitoringflächen (Forstl. Einrichtungen, BI)
Probenversand (FLI, IMB)
PIK
GÄ
RKI-Epi
SurvStat
 
Abb. 1 Organisationsschema des Netzwerkes “Nagetier-übertragene Pathogene” in Deutschland. 
Abkürzungen: JKI, Julius Kühn-Institut; FLI, Friedrich-Loeffler-Institut; LAVES, Niedersächsisches 
Landesamt für Verbraucherschutz und Lebensmittelsicherheit; IMB, Institut für Mikrobiologie der 
Bundeswehr; RKI, Robert Koch-Institut; BNI, Bernhard-Nocht-Institut für Tropenmedizin; CMPG, 
Computational and Molecular Population Genetics; PIK, Potsdam-Institut für Klimafolgenforschung; 
BI, Büsgen-Institut; GÄ, Gesundheitsämter; Epi, Epidemiologie. 
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Für serologische Untersuchungen wird von jedem Tier aus der Brusthöhle Transudat entnommen. 
Organproben für RT-PCR- und PCR-Untersuchungen beinhalten Herz, Lunge, Leber, Niere, Milz, Ohren 
und Gehirn. Für spezielle Fragestellungen werden auch noch andere Organe entnommen, wie Darm, 
Lymphknoten oder Skelettmuskel. Während die Hantavirus-Untersuchungen am FLI und in 
Zusammenarbeit mit IMB und BNI durchgeführt werden, werden die Untersuchungen auf weitere Viren, 
Bakterien und Parasiten bei anderen Netzwerkpartnern durchgeführt (Abb. 1). Die zentralisierte Sektion 
sowie Erfassung der Tiere und der jeweiligen Untersuchungsergebnisse ermöglicht in Zukunft eine 
Kombination von Daten zu verschiedenen Zoonoseerregern sowie zu biologischen und populations-
genetischen Markern der Nager. Zur parallelen Validierung von serologischen und molekularbio-
logischen Hantavirus-Nachweismethoden erfolgte ein blinder Austausch entsprechender Proben-
materialien und ein anschließender Vergleich der Untersuchungsergebnisse (Essbauer et al., 2006). 
4. Longitudinalstudien in Hantavirus-Ausbruchsregionen 
Einen Schwerpunkt der Netzwerkaktivitäten bilden Untersuchungen von Nagetieren aus PUUV-
Ausbruchsgebieten. Diese Studien konzentrierten sich in den vergangenen Jahren auf verschiedene 
Regionen in Baden-Württemberg (2007), verschiedene Teile Bayerns (Niederbayern, 2004 und 2005; 
Unterfranken, 2007), Nordrhein-Westfalen (Stadt Köln, 2005; ländliche Region bei Münster, 2007; Stadt 
Aachen, 2007) und Niedersachsen (ländliche Region bei Osnabrück, 2005; Tabelle 3, siehe Abb. 2).  
Die Untersuchungen erfolgen nach einem standardisierten Protokoll. Zunächst wird ein serologisches 
Screening der Proben unter Verwendung eines indirekten Immunglobulin G (IgG)-ELISA auf der Basis 
eines rekombinanten PUUV-Nukleokapsidproteins (Essbauer et al., 2006) durchgeführt. Zur Verbes-
serung der diagnostischen Sensitivität wurde kürzlich zur Verwendung eines Nukleokapsidproteins eines 
deutschen PUUV-Stammes übergegangen (siehe Tabelle 4). Im zweiten Schritt erfolgt bei Lungenproben 
aller serologisch reaktiven Tiere eine PUUV-spezifische RT-PCR mit Hilfe S-Segment-spezifischer 
Primer (Essbauer et al., 2006; unsere unveröffentlichten Daten).  
In allen genannten Ausbruchsregionen wurde bei den gefangenen Rötelmäusen serologisch und/oder 
molekularbiologisch eine hohe PUUV-Prävalenz beobachtet (Essbauer et al., 2006, 2007a,b; unsere 
unveröffentlichten Daten, Tabelle 3). So wurde bei Rötelmäusen, die während des Ausbruchs 2007 in 
fünf Landkreisen von Baden-Württemberg gefangen worden sind, eine Seroprävalenz von etwa 20 bis 
76% beobachtet (Tabelle 3; unsere unveröffentlichten Daten). Ähnlich hohe Prävalenzen wurden 
während des Ausbruchs 2007 bei Nagetieren aus zwei Landkreisen Unterfrankens (Main-Spessart und 
Aschaffenburg) und einer ländlichen Region nahe Münster nachgewiesen (Tabelle 3; unsere 
unveröffentlichten Daten). 
Die RT-PCR-Amplifikation und anschließende phylogenetische Analyse von partiellen S-Genom-
Segment-Nukleotidsequenzen zeigte eine starke genetische Variabilität der PUUV-Stämme in 
Deutschland (Essbauer et al., 2006, 2007a,b; unsere unveröffentlichten Daten). So lag die Nukleotid-
sequenz-Divergenz zwischen Stämmen aus Niederbayern und Köln bei bis zu 16%. Dagegen zeigen 
PUUV-Sequenzen aus Rötelmäusen vom gleichen Fangort nur geringe Unterschiede (bis zu 3,1%; 
Essbauer et al., 2006, 2007a,b). Die Nukleotidsequenzdivergenz wird vor allem durch stille Nukleotid-
austausche hervorgerufen, so dass die Aminosäuresequenz-Divergenz deutlich niedriger ist (Essbauer et 
al., 2006, 2007a,b; unsere unveröffentlichten Daten). 
In ländlichen Regionen Bayerns und nahe Osnabrück sowie in der Stadt Köln sind 2004 bzw. 2005 
Longitudinalstudien begonnen worden, die ein stabiles Vorkommen des PUUV in den lokalen 
Rötelmaus-Populationen zeigen. So wurden in Niederbayern in den Jahren 2004 und 2005 Rötelmäuse 
gefangen, von denen bei etwa 30% serologisch und molekularbiologisch PUUV-Infektionen 
nachgewiesen wurden (Essbauer et al., 2006; unsere unveröffentlichten Daten; siehe Tabelle 3). Im 
Kölner Stadtwald wurden bei einer ersten Untersuchung wegen des Auftretens einer Häufung humaner 
PUUV-Infektionen im April bis Juni 2005 Rötelmäuse gefangen, von denen mehr als 60% PUUV-positiv 
waren (Essbauer et al., 2007a,b). Nach einer Bekämpfung der Rötelmäuse im Juli/August 2005 (Ulrich et 
al., 2006) wurden im Dezember 2006/Januar 2007 und im Oktober/November 2007 erneut Rötelmäuse 
gefangen. Die serologische Analyse der Rötelmäuse zeigte Antikörperprävalenzen von 28,6% und 19,2% 
(unsere unveröffentlichten Daten). In einer ländlichen Region im Landkreis Osnabrück wurden bei 2 von 
9 im Jahr 2005 gefangenen Rötelmäusen und bei 7 von 39 im Jahr 2007 gefangenen Rötelmäusen 
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PUUV-reaktive Antikörper nachgewiesen, während im Jahr 2006 bei keiner der 6 analysierten 
Rötelmäuse PUUV-reaktive Antikörper gefunden wurden (unsere unveröffentlichten Daten).  
 
Tab. 3 Anzahl der gemeldeten Puumalavirus- und Dobrava-Belgrad-Virus-Fälle in ausgewählten Land- und 
Stadtkreisen der Bundesländer Baden-Württemberg, Bayern, Niedersachsen, Nordrhein-Westfalen, 
Mecklenburg-Vorpommern und Brandenburg in den Jahren 2001-2008 und Nachweis von Infektionen 
in den entsprechenden Nagetierwirten. 
Zahl der 
gemeldeten Fällea 
Nachweis von Infektionen in 
Nagetierwirtenb 
Bundesland Land- oder Stadtkreis 
(LK, SK) 
PUUV DOBV Fangjahr PUUVc DOBVd  
LK Ravensburg 5 0 2007 11/53 
(20%)e 
 
n.d. 
LK Heidenheim 
148 0 2007 
8/19 
(42%)e 
n.d. 
LK Schwäbisch Hall 
12 0 2007 
5/18 
(27%)e 
n.d. 
LK Böblingen 
87 0 2007 
23/30 
(76,6%)f 
n.d. 
Baden-
Württemberg 
LK Ludwigsburg 
 
23 0 2007 2/3f n.d.  
LK  
Freyung-Grafenau 
52 0 
LK Regen 18 0 
2004 
10/29 
(34,5%)f 
n.d. 
 
LK Aschaffenburg 36 0 2007 7/30 (23,3%)f n.d. 
Bayern 
LK Main-Spessart 92 0 2007 3/8 (37,5%)f n.d. 
LK Osnabrück 92 1 2005-2007 37/98 (37,8%)e n.d. 
Niedersachsen 
LK Lüneburg 
0 1 2008 0 
8/11 
(72%)e 
SK Köln 75 0 2005-2007 29/72 (40,3%)e n.d. 
Nordrhein-
Westfalen 
LK Coesfeld 34 0 2007 5/14 (35%)e 0 
Brandenburg LK Ostprignitz-Ruppin 
(OPR) 0 0 
2002, 2004, 
2005 n.d. 
4/33 
(12%)e 
LK Nordvorpommern 
1 0 2008 n.d. 
6/18 
(33 %)e 
LK Demmin 
0 0 2005-2006 n.d. 
4/32 
(13 %)e 
Mecklenburg-
Vorpommern 
LK Güstrow 
0 3 2006 n.d. 
5/224 
(2,2 %)e 
a Robert Koch-Institut: SurvStat, http://www3.rki.de/SurvStat, Datenstand: 05.11.2008; die aufgeführten Zahlen 
beinhalten auch importierte Fälle. b Daten entnommen aus Essbauer et al., 2006, 2007a,b; Hofmann et al., 2008 und 
unsere unveröffentlichten Daten. c Anzahl der positiven Rötelmäuse / Anzahl der untersuchten Rötelmäuse. d 
Anzahl der positiven Brand- und Gelbhalsmäuse / Anzahl der untersuchten Gelbhals- und Brandmäuse; n.d., 
Apodemus-Mäuse gefangen, bisher nicht analysiert; 0, keine Rötelmäuse oder Apodemus-Mäuse gefangen.e 
serologischer Nachweis von PUUV-reaktiven Antikörpern in Rötelmäusen bzw. DOBV-reaktiven Antikörpern in 
Brand- und Gelbhalsmäusen. f RT-PCR-Nachweis von PUUV 
 
Wirbeltierforschung in der Kulturlandschaft 
Mitt. Julius Kühn-Inst. 421, 2009 83 
Tab. 4 Übersicht über die für die serologischen Untersuchungen verwendeten, rekombinant hergestellten 
Hantavirus-Nukleokapsidproteine. 
Stamm Nukleokapsidprotein Referenz Virus-
Spezies  Länge  
(Aminosäuren)
Vorhergesagtes 
Molekulargewicht (kDa)
 
Vranica/Hällnäs 
(PUUV-Vra)a 
433 49,5 Dargeviciute et al., 2002 PUUV 
Bawa  
(PUUV-Bawa)b 
433 49,5 Mertens et al., in Vorbereitung 
TULV Moraviac 429 48,4 Mertens et al., in Vorbereitung 
DOBV DOBV-Af-Sloveniad 429 48,1 Razanskiene et al., 2004 
PUUV, Puumalavirus; TULV, Tulavirus; DOBV, Dobrava-Belgrad-Virus; DOBV-Af, A. flavicollis-assoziiertes 
DOBV, a Reip et al., 1995; b Essbauer et al., 2006; c Plyusnin et al., 1995; d Avsic-Zupanc et al., 1995. 
5. Geografische Verbreitung und Monitoring von Hantaviren in Reservoirwirten 
Ein zweiter Schwerpunkt der Untersuchungen zu Hantaviren besteht in der Etablierung eines 
Monitorings von Hantavirus-Infektionen bei Nagetieren an ausgewählten Fangorten. In einem ersten 
Schritt wurden jedoch zunächst Untersuchungen zur geographischen Verbreitung und Wirtsassoziation 
der drei in Deutschland vorkommenden Hantavirus-Arten, PUUV, TULV und DOBV, durchgeführt. 
Dazu wurden neben den Untersuchungen in Ausbruchs- und Endemiegebieten in Baden-Württemberg, 
Bayern, Niedersachsen und Nordrhein-Westfalen (siehe Kapitel 4.) auch Nagetiere aus Mecklenburg-
Vorpommern, Brandenburg, Sachsen-Anhalt, Sachsen, Thüringen, Hessen, Schleswig-Holstein und 
Rheinland-Pfalz analysiert. 
Das methodische Herangehen bei diesen Untersuchungen war ähnlich dem Vorgehen bei den Studien in 
den oben genannten Ausbruchsregionen. Zunächst wurde ein serologisches Screening der Nagetiere mit 
dem jeweiligen „homologen“ Hantavirus-Antigen durchgeführt. Somit wurden Rötelmäuse mit PUUV-
Antigen, Apodemus-Mäuse mit DOBV-Antigen und Microtus-Mäuse mit TULV-Antigen (siehe Tabelle 
4) untersucht. Im darauffolgenden Schritt erfolgte die Analyse von Lungenproben der Nagetiere mit einer 
entsprechenden S-Segment-spezifischen RT-PCR. 
Neben den Untersuchungen in Ausbruchs- und Endemiegebieten (siehe Tabelle 3) wurden auch 
Rötelmäuse aus anderen Regionen auf das Vorkommen von PUUV-Infektionen untersucht. Bisher 
konnten PUUV-infizierte Rötelmäuse in Sachsen-Anhalt nachgewiesen werden (Abb. 2B; unsere 
unveröffentlichten Daten). Daneben wurden PUUV-positive Rötelmäuse in der Nähe von Lübeck und 
Koblenz gefunden (Schilling et al., 2007). Trotz der zum Teil geringen Prävalenz in einigen Regionen ist 
insgesamt von einer großen geografischen Verbreitung des PUUV in Deutschland auszugehen. 
Serologische Untersuchungen zum Vorkommen von DOBV zeigten DOBV-reaktive Antikörper bei 
Brandmäusen im Landkreis Lüneburg und bei Brand- und Gelbhalsmäusen aus verschiedenen 
Landkreisen Mecklenburg-Vorpommerns und Brandenburgs (Abb. 2C; Tabelle 3). Interessanterweise 
wurden bei 8 von 11 (72 %) Brandmäusen, die am wahrscheinlichen Expositionsort eines HFRS-
Patienten aus dem Landkreis Lüneburg gefangen wurden, serologische Hinweise auf eine DOBV-
Infektion gefunden (Tabelle 3, unsere unveröffentlichten Daten). Während bisher nur in einem der vier 
untersuchten Landkreise Brandenburgs und Mecklenburg-Vorpommerns humane DOBV-Infektionen 
gemeldet wurden, sind bei Brand- und Gelbhalsmäusen aus allen vier Landkreisen DOBV-reaktive 
Antikörper mit einer Häufigkeit von etwa 2% bis 33% gefunden worden (unsere unveröffentlichten 
Daten). Insgesamt bestätigen diese Untersuchungen, dass sich die Verbreitung des DOBV 
wahrscheinlich auf das Verbreitungsgebiet der Brandmaus im östlichen und nordöstlichen Teil 
Deutschlands beschränkt. 
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TULV-Infektionen scheinen in Microtus-Mäusen in Deutschland ebenfalls weit verbreitet zu sein. So 
konnten TULV-Infektionen in Nagetieren aus Mecklenburg-Vorpommern, Brandenburg, Sachsen-
Anhalt, Niedersachsen, Baden-Württemberg und Bayern nachgewiesen werden (Abb. 2D). Bei 
serologischen und RT-PCR-Untersuchungen von ca. 800 Microtus-Mäusen, die im Zeitraum 1994 - 2005 
an mehreren Fangorten in Brandenburg und Niedersachsen gefangen worden sind, wurde erstmalig ein 
gleichzeitiges Vorkommen des TULV in Feldmaus (Microtus arvalis) und Erdmaus (Microtus agrestis) 
nachgewiesen (unsere unveröffentlichten Daten). Diese Ergebnisse stehen in Übereinstimmung mit dem 
Nachweis von TULV-Infektionen in diesen beiden Microtus-Arten in Kroatien (Scharninghausen et al., 
2002). Zusammen mit dem Nachweis von TULV in M. rossiaemeridionalis (Plyusnin et al., 1994) und 
M. subterraneus (Song et al., 2002) deuten diese Befunde auf ein möglicherweise breiteres 
Reservoirwirt-Spektrum dieses Hantavirus hin. Die breite geografische Verbreitung des TULV in 
Nagetieren könnte auch zu einer größeren Anzahl humaner Infektionen führen, die bisher, wegen des 
möglicherweise sehr milden und unspezifischen Verlaufes der Infektionen und der ausschließlichen 
Verwendung des kreuzreaktiven PUUV-Antigens in der Diagnostik, bisher nicht bemerkt wurden.  
 
 
A 
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LK Börde
LK Heidenheim
LK Ravensburg 
LK Schwäbisch-Hall 
LK Sigmaringen
Aachen 
LK Coesfeld 
LK Osnabrück
Köln 
Rhein-Erft-Kreis
Koblenz 
LK Main-Spessart
LK Aschaffenburg
LK Ludwigsburg
LK Böblingen
Lübeck
LK Regen
LK Freyung-Grafenau
LK Göttingen 
B
 
 Wirbeltierforschung in der Kulturlandschaft 
86 Mitt. Julius Kühn-Inst. 421, 2009 
LK Güstrow
LK Nordvorpommern
LK Demmin
LK Ostprignitz-Ruppin
LK Lüneburg 
C 
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LK Prignitz
LK Ostprignitz-Ruppin
LK Spree-Neiße
LK Börde
LK Sigmaringen
LK Neustadt an der Waldnaab
LK Potsdam-Mittelmark
LK Barnim
LK Ostvorpommern
LK Nordvorpommern
LK Göttingen
D
 
Abb. 2 Nagetier-Fangorte von Partnern des Netzwerkes (A) und geografische Verteilung von serologisch 
und/oder RT-PCR Hantavirus-positiven Rötelmäusen (B; Essbauer et al., 2006, 2007a,b; Heiske et al., 
1999; Hofmann et al., 2008; Schilling et al., 2007 und unsere unveröffentlichten Daten), Apodemus-
Mäusen (C; unsere unveröffentlichten Daten) und Microtus-Mäusen (D; Klempa et al., 2003 und 
unsere unveröffentlichten Daten) in Deutschland nach Landkreisen (LK). Der Hintergrund der Karte in 
(A) zeigt die kumulativen Inzidenzen von gemeldeten klinisch apparenten Hantavirus-Infektionen in 
Deutschland im Zeitraum 1. Januar 2001 – 27. Januar 2008 (Quelle: SurvStat, Robert Koch-Institut; 
http://www3.rki.de/SurvStat, Datenstand: 27.01. 2008). 
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Auftauen der Tiere
Gewichtsbestimmung
Protokoll
Vermessung
(Kopf-Rumpf-Länge, Schwanzlänge)
Sektion und Probennahme
(Herz, Lunge, Transudat, Leber, Milz, Niere, Ohren, Gehirn)
Morphologische Speziesbestimmung
Geschlechtsbestimmung
Einlagerung der Proben  
Abb. 3 Standardprotokoll für die Sektion von Nagetieren. Zusätzlich werden für spezifische Fragestellungen 
weitere Organe (Darm, Lymphknoten, Ganglien, Skelettmuskel) entnommen und Ektoparasiten 
gesammelt. Außerdem werden bei bestimmten Untersuchungen  pathologische Veränderungen und 
Verletzungen, der auffällige Befall mit Endoparasiten und die Organgewichte dokumentiert. 
6. Untersuchungen an Nagetier-Populationen in Deutschland  
Die Verbreitung und Häufigkeit von Nagetier-assoziierten Erkrankungen wird, zumindest teilweise, 
durch Oszillationen in der demografischen Struktur und Dichte von Nagetier-Populationen und durch das 
Niveau der Migration zwischen Populationen bestimmt. Auch Habitateigenschaften können die 
Durchseuchung von Nagetier-Populationen mit Hantaviren beeinflussen (Olsson et al., 2005). Dieser 
Zusammenhang kann vermutlich durch die Wirkungen von Umweltfaktoren auf die Stabilität des Virus 
außerhalb des Reservoirwirts erklärt werden (Kallio et al., 2006). Somit hängt das Infektionsrisiko für die 
Bevölkerung nicht nur von der Populationsdichte des Reservoirwirts, sondern auch von den 
entsprechenden Habitatbedingungen, wo Hantavirus-infizierte Nagetiere leben, ab. 
Die Dichte von Feldmaus-Populationen unterliegt saisonalen Fluktuationen, deren Ursachen bislang 
nicht geklärt sind (Tkadlec et al., 2001). Im Rahmen des Netzwerkes werden Untersuchungen zu 
Fluktuationen in der Populationsdichte von Feldmäusen durchgeführt, um die Populationsdynamik von 
Hantavirus-Reservoirwirten in Deutschland besser zu verstehen. Dazu wurden bereits Zeitreihen der 
Populationsabundanz von bis zu mehreren Jahrzehnten Länge für mehr als 20 Fangorte in Deutschland 
erfasst. Die initiale Auswertung einiger dieser Zeitreihen deutet auf eine Korrelation der Feldmaus-
Dichte mit bestimmten Wetterbedingungen hin. Dabei spielen Schneefall und Sonnenscheindauer in 
bestimmten Monaten eine wichtige Rolle für die Populationsgröße im Herbst (unsere unveröffentlichten 
Daten). Der Einfluss von Wetterfaktoren auf die Populationsdynamik ist für andere eruptive Nagetier-
Arten bereits belegt (Korpimäki et al., 2004).  
Die Infektionsraten im Nagetier-Wirt und somit die Gefährdung der Bevölkerung hängen eng mit der 
Populationsdynamik von Nagetier-Populationen zusammen. Dabei können die Häufigkeit von 
Massenvermehrungen, deren Amplituden (maximale Populationsdichte) und die Größe von 
Ausbruchsregionen eine Rolle spielen. Erste Analysen von Zeitreihen-Daten weisen darauf hin, dass sich 
weder die Ausbruchsfrequenz noch die Amplituden in den vergangenen Jahrzehnten in ihrer räumlichen 
Verteilung verändert haben (unsere unveröffentlichten Daten). Im Gegensatz dazu zeigen jedoch jüngste 
Berichte aus Westdeutschland und Zentralspanien, dass Massenvermehrungen bei Feldmäusen in vorher 
wenig betroffenen Regionen auftreten.  
Zeitreihen-Daten sollen insbesondere verwendet werden, um die Populationsdynamik ausgewählter 
Nager mit Umweltparametern zu korrelieren. Um potentielle Effekte von Klimaveränderungen auf die 
Populationsdynamik von Feldmäusen im regionalen Maßstab zu identifizieren, sollen zukünftig 
verschiedene Klimavariablen in die Betrachtungen einbezogen werden. Im Rahmen des Netzwerkes 
sollen diese Untersuchungen ausgeweitet werden, um Wechselwirkungen von Nager-Populations-
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Dynamik, Epidemiologie und Evolution von Zoonoseerregern und dem Auftreten von Zoonosen beim 
Menschen zu studieren. Aus diesem Grund ist langfristig auch vorgesehen, an definierten 
Monitoringorten Fang-Wiederfang-Methoden einzusetzen. 
Da gegenwärtig von einer Phase der globalen Erwärmung ausgegangen wird (Gerstengarbe und Werner, 
2008), die sich wahrscheinlich in den folgenden Jahrzehnten fortsetzen wird (IPCC, 2007), ist die 
Untersuchung des Einflusses von klimatischen Bedingungen auf die Populationsentwicklung von 
Nagetieren von großer ökologischer und gesundheitspolitischer Relevanz. Die bisher beobachteten 
Klimaveränderungen sind in Mitteleuropa und somit vor allem in Deutschland besonders ausgeprägt. So 
haben beispielsweise die Häufigkeit, Intensität und Dauer von sogenannten westlichen Klimakreislauf-
mustern seit Beginn der 1970er Jahre signifikant zugenommen, was sich in wärmeren und feuchteren 
Wintern widerspiegelt (Werner et al., 2000). Es gibt gegenwärtig eine Reihe von regionalen Klima-
modellen, die zur Entwicklung von Szenarien für Feldmaus-Populationen verwendet werden können 
(z.B. Orlowsky et al., 2008). Auf der Basis dieser Szenarien könnten Vorhersagemodelle für die 
langfristige Entwicklung der Populationsdichte von Feldmäusen (und anderen Nagetier-Arten) entwickelt 
werden, die im Rahmen der hier vorgestellten Longitudinalstudien geprüft werden könnten. 
Im Rahmen des Netzwerkes werden auch Untersuchungen zur Migration von Individuen zwischen 
Nagetier-Populationen durchgeführt. Diese Migrationen sind nicht nur eine Folge der Dynamik lokaler 
Populationen, sondern bilden sehr wahrscheinlich auch eine Grundlage für die Verbreitung von Erregern 
zwischen Wirtspopulationen. Die Untersuchungen zur genetischen Struktur von Nagetier-Populationen 
und den Interaktionen zwischen verschiedenen benachbarten Populationen erfordern die Anwendung 
moderner populationsgenetischer und phylogenetischer Methoden (Excoffier und Heckel, 2006). Mit 
Hilfe dieser Methoden wurde eine starke Differenzierung von Feldmaus-Populationen in einem 
geografisch kleinen Gebiet gezeigt (Heckel et al. 2005; Schweizer et al. 2007). Diese Beobachtungen und 
verhaltensbiologische Untersuchungen (Jacob und Hempel, 2003) deuten darauf hin, dass die 
Einwanderung von Individuen fremder Populationen in etablierte Populationen selten ist und Individuen 
dieser Art nur geringe Entfernungen zurücklegen. Gegenwärtig ist unklar, inwieweit sich die starke 
genetische Differenzierung innerhalb einer Nagetier-Art (Fink et al., 2004, 2006) auch in der Divergenz 
der mit dieser Art assoziierten Krankheitserreger widerspiegelt. Aus diesem Grund sind vergleichende 
Untersuchungen im Rahmen dieses Netzwerkes besonders interessant, weil bei den oben erwähnten 
Longitudinalstudien verschiedene Nagetier-Reservoire und Nagetier-assoziierte Erreger von gleichen 
Lokalisationen simultan analysiert werden sollen.  
7. Schlussfolgerungen 
Das hier vorgestellte Netzwerk “Nagetier-übertragene Pathogene” stellt eine Plattform für eine 
synergistische Zusammenarbeit von Zoologen, Epidemiologen, Virologen, Genetikern, Mikrobiologen, 
Parasitologen, Evolutionsbiologen, Ökologen sowie Tierärzten und Ärzten dar. Nur durch diese 
umfangreiche interdisziplinäre Zusammenarbeit von Arbeitsgruppen unterschiedlichster Expertise kann 
die Komplexität der Interaktionen von Zoonoseerregern, Reservoirwirten und dem Menschen 
hinreichend erforscht werden. Die Untersuchungen im Netzwerk konzentrieren sich sowohl auf die 
Suche nach Ursachen für Ausbrüche humaner Infektionen als auch auf den Aufbau eines Monitorings 
von Zoonoseerregern in Nagetier-Reservoiren. 
Die Zentralisierung von Sektion, Probensammlung, Probenversand und Dokumentation ermöglicht eine 
koordinierte Studie zu biologischen Parametern der Nager und der Nagetier-assoziierten Krankheits-
erreger. Eine zukünftig zu schaffende Datenbank für die Erfassung aller verfügbaren Daten wird helfen, 
potentielle Interaktionen von verschiedenen Erregern zu finden und diese mit populationsgenetischen 
Markern der Nagetiere zu assoziieren. Die bereits begonnenen Longitudinalstudien in verschiedenen 
geografischen Regionen werden wichtige Erkenntnisse zu Evolutionsprozessen bei Hantaviren und 
anderen Nagetier-assoziierten Zoonoseerregern und den zugrunde liegenden Mechanismen in Nagetier-
Populationen liefern. Hinsichtlich der zu erwartenden globalen Veränderungen des Klimas sollten diese 
Langzeitstudien zukünftig auch Aussagen zum Einfluss klimatischer Bedingungen auf Nagetier-
Populationen und den mit ihnen assoziierten Krankheitserregern ermöglichen.  
Neben den hier vorgestellten Untersuchungen zu Hantaviren sind im Rahmen des Netzwerkes Studien 
zum Vorkommen von anderen viralen, bakteriellen und parasitären Nagetier-assoziierten Zoonose-
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erregern begonnen worden. Zu den in die Untersuchungen einbezogenen Erregern zählen solche mit 
einem den Hantaviren ähnlichen Übertragungsweg (Arenaviren und Leptospiren), solche mit 
Übertragungswegen, bei denen Haus- und Nutztiere eine Rolle spielen (Kuhpockenviren) aber auch 
Arthropoden-übertragene Erreger (Frühsommer-Meningo-Enzephalitis-Virus, Rickettsien und Borrelien). 
Daneben werden Erreger betrachtet, die über Lebensmittel oder einen bisher nicht genauer bekannten 
Übertragungsweg, bei dem Nagetiere aber vermutlich als Reservoir dienen, verbreitet werden (Hepatitis 
E-Virus und verschiedene bakterielle Durchfallerreger). Neben den Untersuchungen zu bekannten 
Zoonoseerregern werden die Nagetier-Proben auch zur Suche nach neuen Viren verwendet, die als 
Modell für andere human- oder tierpathogene Erreger dienen können. So wurden beispielsweise bei der 
Untersuchung von Nagetieren insgesamt 17 neue β- und 21 neue γ-Herpesviren bei unterschiedlichen 
Nagetier-Arten gefunden (Ehlers et al., 2007). 
Zur weiteren Ausgestaltung der Zusammenarbeit im Netzwerk fand im November 2008 erstmalig ein 
Workshop der Netzwerkpartner am FLI statt. Diese Veranstaltung soll zukünftig in regelmäßigen 
Abständen durchgeführt werden. 
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